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Unser Wissen über Herkunft, Art und Physiologie des Fettgewebes hat sich seit der Mitte des 
letzten Jahrhunderts erheblich verändert, nicht zuletzt aufgrund der Erkenntnis, dass die 
krankhafte Expansion des Fettgewebes die weltweite Morbidität und Mortalität wesentlich be-
einflusst. In Säugetieren gibt es prinzipiell zwei distinkte Formen von Fettgewebe, das weiße 
und das braune Fettgewebe, die sich vor allem in Form und Anzahl der Lipidtropfen und Mito-
chondrien der Fettzellen unterscheiden (Frontini et Cinti 2010). 
Das weiße Fettgewebe besteht vorwiegend aus univakuolären Zellen, die unter Einlagerung 
von Lipiden bei einer positiven Stoffwechselbilanz eine Größe von bis zu 120 µm erreichen 
können (Welsch, 2014). Die zentrale Funktion dieses Fettgewebes ist die Gewährleistung der 
Energie- und Nährstoffhomöostase durch Speicherung und Abgabe von Lipiden (Rosen et 
Spiegelman 2014). Diese Fähigkeit ist ein phylogenetisch hochkonservierter Mechanismus 
(Zwick et al. 2018), der ausschließlich in Wirbeltieren von einem speziell dafür vorgesehenen 
Gewebe übernommen wird (Birsoy, Festuccia et Laplante 2013). Es wird angenommen, dass 
dieses Gewebe hauptsächlich mesodermalen Ursprungs ist, obwohl auch die Neuralleiste als 
Ursprung insbesondere für Adipozyten in der Kopfregion diskutiert wird (Billon, Monteiro et 
Dani 2008). Das weiße Fettgewebe ist im Menschen in verschiedenen Depots verteilt, wobei 
Verteilung und Funktionalität dieses Gewebes sehr heterogen sind und unter anderem von 
Geschlecht, Krankheit, Genetik und Alter abhängen (Tchkonia et al. 2013). Auch zwischen 
Mäusen und Menschen gibt es erhebliche Unterschiede (Rosen et Spiegelman 2014). In bei-
den Organismen werden jedoch ganz grundlegend viszerale, also um die inneren Organe ge-
legene, von subkutanen Depots unterschieden (Rosen et Spiegelman 2014). Das viszerale 
Fettgewebe befindet sich im Menschen vor allem omental, mesenterial, retroperitoneal, gona-
dal und perikardial (Zwick et al. 2018). Das subkutane weiße Fettgewebe befindet sich vor 
allem abdominell und gluteofemoral (Kwok, Lam et Xu 2016). Darüber hinaus gibt es auch 
diskretere, gewebeassoziierte Depots, wie zum Beispiel das dermale Fettgewebe, die phäno-
typisch und funktionell von anderen Depots abgrenzbar sind (Kruglikov et Scherer 2016). 
Funktionell dient das Fettgewebe neben seiner zentralen Funktion als Speicherfett, auch als 
Bau- oder Isolierfett (Welsch, 2014). Seit der Entdeckung von „Fettgewebe-Hormonen“, soge-
nannten Adipokinen, wie Leptin (Zhang et al. 1994), Adiponektin (Scherer et al. 1995) und 
Visfastin (Fukuhara et al. 2005), wird das Fettgewebe außerdem als endokrines Organ begrif-
fen (Waki et Tontonoz 2007).  
Das braune Fettgewebe unterscheidet sich in Funktionalität, Verteilung und Herkunft erheblich 
vom weißen Fettgewebe. Charakteristisch für dieses Fettgewebe ist vor allem die hohe Ex-




ATP-Synthese entkoppelt und auf diesem Wege chemische in thermische Energie, in Form 
von Wärme, übersetzt (Cohen et Spiegelman 2015). Dieser Mechanismus begründet die zent-
rale Bedeutung des braunen Fettgewebes für die Thermoregulation (Cohen et Spiegelman 
2015). Braune Adipozyten sind multivakuolär und reich an Mitochondrien und sind daher phä-
notypisch von weißen Fettzellen zu unterscheiden (Frontini et Cinti 2010). Weiterhin teilen sich 
braune Fettzellen einen Vorläufer mit Skelettmuskelzellen, der aber für die weiße Adipogenese 
unbedeutend ist (Seale et al. 2008). Depots von braunem Fettgewebe befinden sich vor allem 
zwischen den Schulterblättern und perirenal (Rosen et Spiegelman 2014), allerdings ist seit 
langem bekannt, dass in der Maus auch in weißem Fettgewebe UCP-1 produzierende, mul-
tivakuoläre Zellen auftreten können (Young, Arch et Ashwell 1984). Dieses Gewebe wird auf-
grund seiner Ähnlichkeit zum braunen Fettgewebe als beiges Fettgewebe bezeichnet. Im Ge-
gensatz zum braunen Fettgewebe besitzt es allerdings nur eine sehr geringe basale Expres-
sion von UCP-1, die aber durch Kälteexposition oder adrenerge Stimulation schnell hochregu-
liert werden kann (Wu et al. 2012). Es wurde lange angenommen, dass braunes Fettgewebe 
nur bei Kindern und kleineren Säugetieren auftritt, allerdings konnte mit Hilfe von modernen 
Bildgebungsmodalitäten nachgewiesen werden, dass auch erwachsene Menschen umgrenzte 
Depots von thermogenetisch aktiven Fettzellen besitzen (Virtanen et al. 2009; van Marken 
Lichtenbelt et al. 2009; Cypess et Kahn 2010). In seiner Gesamtheit ist das Fettgewebe also 
ein sehr heterogenes Organ mit je nach Art und Ort ganz unterschiedlichen Eigenschaften.  
 
1.2 Adipositas und adipositasassoziierte Erkrankungen 
Das weiße Fettgewebe ist ein äußerst plastisches Organ, dessen Anteil am Körpergewicht 
zwischen 5% und 60% variieren kann (Cawthorn, Scheller et MacDougald 2012). Diese Ei-
genschaft ermöglichte in den letzten Jahrzehnten einen globalen Anstieg der Prävalenz von 
Adipositas, also der krankhaften Vermehrung von Fettgewebe (Ng et al. 2014). Allein in 
Deutschland waren 2013 21,9% der Männer und 22,5% der Frauen adipös (Ng et al. 2014). 
1980 hatte sich dieser Anteil noch auf 15,9% und 17,2% belaufen (Ng et al. 2014). Problema-
tisch ist diese Entwicklung vor allem deshalb, da die Adipositas mit weiteren Komorbiditäten, 
wie Bluthochdruck (Fox et al. 2007) und Diabetes (Wang et al. 2005; Carey et al. 1997), aber 
auch verschiedenen Krebsentitäten (Bhaskaran et al. 2014), vergesellschaftet ist. In der Ge-
samtheit führt diese adipositasassoziierte Morbidität zu einem deutlich erhöhten kardiovasku-
lären Risiko (Kivimäki et al. 2017) und nachweislich auch zu einer erhöhten Mortalität (Di 
Angelantonio et al. 2016). Interessanterweise scheint vor allem die Expansion des viszeralen 
Fettgewebes die adipositasassoziierte Morbidität und Mortalität zu verantworten, wohingegen 
der Beitrag des subkutanen Fettgewebes weniger klar ist und sogar vorteilhafte Effekte disku-




Insulinresistenz scheint eng mit der viszeralen Fettmasse zu korrelieren (Miyazaki et DeFronzo 
2009; McLaughlin et al. 2011).  
 
1.3 Adipositas, Inflammation und Insulinresistenz 
Die Insulinresistenz ist ein wichtiges Kennzeichen der Manifestation eines Diabetes mellitus 
Typ 2. Pathophysiologisch werden bei dieser Erkrankung die insulinabhängigen Organe - Le-
ber, Skelettmuskulatur und Fettgewebe - weniger empfänglich für die Aktivierung durch Insulin 
(Zatterale et al. 2019). Unter physiologischen Bedingungen steuert Insulin eine Reihe elemen-
tarer Prozesse, wie Zellwachstum und Differenzierung, sowie die Regulierung des Fett-, Pro-
tein- und Glukosestoffwechsels. So fördert Insulin als anaboles Hormon den Aufbau von Lipi-
den (Lipogenese), die Proteinbiosynthese und die Speicherung von Glukose als Glykogen und 
inhibiert im Gegenzug den Abbau dieser energiereichen Substrate. Insulin fördert außerdem 
die Aufnahme von Glukose in den Skelettmuskel und das Fettgewebe und hemmt die Gluko-
seproduktion (Gluconeogenese) in der Leber (Saltiel et Kahn 2001). Die Insulinresistenz führt 
nun zu einer Dysregulation dieser Prozesse und folglich zu Hyperglykämien und Hyperlipidä-
mien (Saltiel et Kahn 2001). Über einen gewissen Zeitraum wird diese Dysregulation durch 
eine erhöhte Insulinproduktion in den β-Zellen des Pankreas kompensiert. Im weiteren Verlauf 
kommt es allerdings zu einer Erschöpfung der β-Zellen, einer persistenten Hyperglykämie und 
der Manifestation eines Diabetes mellitus Typ 2 (Shulman 2000).  
Die molekularen Mechanismen, welche die Entstehung einer adipositasassoziierten Insulinre-
sistenz begünstigen, sind Gegenstand aktueller Forschung. Momentan geht man davon aus, 
dass unter bestimmten genetischen Voraussetzungen im Verlauf einer hochkalorischen Diät 
parenchymale Zellen wie Adipozyten, Hepatozyten und Myozyten ein proinflammatorisches 
Programm von intrinsischen und extrinsischen Signalen initiieren (Lee, Wollam et Olefsky 
2018b; Reilly et Saltiel 2017; Zatterale et al. 2019). Diese Signale induzieren proinflammatori-
sche Zytokine (Zatterale et al. 2019; Lee, Wollam et Olefsky 2018b; Shoelson, Lee et Goldfine 
2006) und führen damit letztendlich zu einer Akkumulation von Immunzellen, welche dann über 
autokrine und parakrine Mechanismen insbesondere im Fettgewebe eine Entzündungsreak-
tion etablieren und unterhalten (Lee, Wollam et Olefsky 2018b). Diese Inflammation beeinflusst 
den metabolischen Status der Parenchymzellen, indem insulinabhängige Signalwege ge-
hemmt werden (Lee, Wollam et Olefsky 2018b). Die Übersetzung von kalorischem Exzess in 
eine chronische Gewebeinflammation wird mutmaßlich von einer Vielzahl unterschiedlicher 
Mechanismen initiiert, von denen einige hier kurz genannt werden sollen (Lee, Wollam et 
Olefsky 2018b; Reilly et Saltiel 2017): 
Die Expansion des Fettgewebes unter der Zufuhr überschüssiger Kalorien führt zu einem ver-




ummauert. Morphologisch wird diese „Ummauerung“ als crown-like structure (CLS) beschrie-
ben (Cinti et al. 2005; Murano et al. 2008). In diesen CLS befinden sich vor allem proinflamm-
atorische Makrophagen (Lumeng et al. 2008; Spencer et al. 2010), die mit der Ausbildung 
einer Insulinresistenz in Verbindung gebracht werden (Patsouris et al. 2008). Im Verlauf der 
Ausdehnung des weißen Fettgewebes kommt es allerdings nicht nur zum Zelltod hypertropher 
Adipozyten, sondern auch zu einer relativen Minderperfusion und damit einer mangelnden 
Oxygenierung des Parenchyms (Sun, Kusminski et Scherer 2011; Trayhurn 2013). Diese Ge-
webehypoxie induziert durch die sogenannten hypoxia-inducible factors (HIFs) ein Genpro-
gramm, welches die Angiogenese aber auch inflammatorische Signalwege aktiviert (Trayhurn 
2013; Sun, Kusminski et Scherer 2011). In mehreren Studien konnte daher gezeigt werden, 
dass eine Inhibierung dieses Programms eine Abschwächung der Inflammation und eine Ver-
besserung der Insulinsensitivität nach sich zieht (Lee et al. 2014; Lee et al. 2011; Jiang et al. 
2011). Daneben führt die Expansion der Adipozyten zu einem remodelling der extrazellulären 
Matrix (EZM) (Rutkowski, Stern et Scherer 2015). Dieses remodelling beinhaltet die abnorme 
Akkumulation bestimmter Kollagene (Kusminski, Bickel et Scherer 2016; Khan et al. 2009) und 
Khan et al. konnten zeigen, dass die genetische Deletion eines dieser Kollagene einhergeht 
mit einer Verbesserung der metabolischen und inflammatorischen Parameter (Khan et al. 
2009). Auch in vitro ist die Insulinsensitivität der Adipozyten abhängig von der EZM-Dichte (Li 
et al. 2010). Diese Vorgänge werden begleitet von einem Anstieg freier Fettsäuren (Glass et 
Olefsky 2012). Insbesondere gesättigte Fettsäuren scheinen, über die indirekte Bindung an 
sogenannte toll-like rezeptors (TLRs), welche der Erkennung pathogener Strukturen dienen, 
einen proinflammatorischen Effekt zu vermitteln (Könner et Brüning 2011). Die Beobachtung, 
dass bestimmte TLRs in diabetischen Individuen überexprimiert werden, unterstreicht die Be-
deutung dieses Mechanismus (Dasu et al. 2010).  
Nicht zuletzt konnten auch mitochondriale Einflüsse und Stresssignale des endoplasmatischen 
Retikulums (ER) für die Initiierung proinflammatorischer Veränderungen im Rahmen der Adi-
positas verantwortlich gemacht werden (Zatterale et al. 2019). Mehrere Studien konnten mitt-
lerweile etablieren, dass Adipositas mit einem Verlust mitochondrialer Funktionalität einher-
geht und dass das Ausmaß der mitochondrialen Dysfunktion mit dem Grad der Inflammation 
und der Insulinresistenz korreliert (Heinonen et al. 2015; Qatanani et al. 2013; Yin et al. 2014). 
Neben der eingeschränkten Funktionalität der Mitochondrien in adipösen Individuen ist kürz-
lich außerdem gezeigt worden, dass der Transport von Mitochondrien aus Adipozyten in Mak-
rophagen in vivo beeinträchtigt ist und dass dieser gestörte mitochondriale Transfer mutmaß-
lich die Entstehung einer Insulinresistenz mit beeinflusst (Brestoff et al. 2021). Auch die Integ-
rität des endoplasmatischen Retikulums scheint bei der Adipositas beeinträchtigt zu sein, denn 
unter hochkalorischer Diät kommt es, insbesondere im Fettgewebe und im Leberparenchym, 




Stress bezeichnet werden (Nakatani et al. 2005; Ozcan et al. 2004). Die Verbesserung des 
metabolischen Status nach genetischer oder pharmakologischer Inhibition der Stressantwort 
des ER hat die Bedeutung dieses Mechanismus in der Entstehung der adipositasinduzierten 
Insulinresistenz bekräftigt (Ozcan et al. 2004; Ozcan et al. 2006).  
 
1.4 Fettgewebeentzündung 
Proinflammatorische Veränderungen in Reaktion auf eine hochkalorische Diät sind nicht nur 
für die drei großen insulinabhängigen Organe Fettgewebe, Leber und Skelettmuskulatur, son-
dern auch für das Pankreas, das zentrale Nervensystem (ZNS) und den Gastrointestinaltrakt 
beschrieben worden (Lee, Wollam et Olefsky 2018a). Insbesondere im Fettgewebe aber indu-
zieren diese proinflammatorischen Veränderungen eine Entzündungsreaktion (Weisberg et al. 
2003). Diese Inflammation ist im viszeralen Fettgewebe besonders ausgeprägt (O'Rourke et 
al. 2009; Gastaldelli et al. 2002) und ist gekennzeichnet durch erhebliche quantitative und 
qualitative Veränderungen innerhalb des Immunzellreservoirs (Osborn et Olefsky 2012):  
Unter physiologischen Bedingungen ist das Fettgewebe angereichert mit antiinflammatori-
schen Makrophagen (Lumeng, Bodzin et Saltiel 2007), regulatorischen T-Zellen (Feuerer et 
al. 2009), natürlichen Killer-T-Zellen (Lynch et al. 2012), angeborenen lymphoiden Zellen der 
Gruppe 2 (Brestoff et al. 2015) und eosinophilen Granulozyten (Wu et al. 2011). Im hyperka-
lorischen Zustand kommt es zu einer relativen Abnahme dieser Zellen und im Gegenzug zu 
einer relativen Zunahme proinflammatorischer Makrophagen (Lumeng, Bodzin et Saltiel 2007), 
Mastzellen (Liu et al. 2009) und neutrophilen Granulozyten (Talukdar et al. 2012). B-Zellen 
und T-Zellen sind auch im Fettgewebe schlanker Individuen enthalten, verändern allerdings 
unter einer hochkalorischen Diät ihren Phänotyp erheblich (Winer et al. 2009; Nishimura et al. 
2009; Winer et al. 2011). Die diätabhängige Dynamik und Aktivität all dieser Zellpopulationen 
ist mittelbar mit Veränderungen der Insulinresistenz assoziiert.  
 
1.5 Fettgewebemakrophagen 
Die  Makrophagen machen den größten Anteil der Immunzellen im Fettgewebe adipöser Indi-
viduen aus (Weisberg et al. 2003; Xu et al. 2003). So sind im Fettgewebe dünner Mäuse etwa 
10% der Stromazellen Makrophagen. In hochkalorisch ernährten Mäusen steigt dieser Anteil 
bis auf über 50% (Weisberg et al. 2003). Makrophagen reagieren auf unterschiedliche Stimuli 
in ihrem Mikromilieu mit einer Veränderung ihres Phänotyps (man spricht auch von Aktivierung 
oder Polarisierung). Anhand eines weit verbreiteten Klassifizierungssystems, dem M1/M2-Pa-
radigma, existieren diese Phänotypen in einem Kontinuum, innerhalb dessen im Grundsatz 




alternativ-aktivierte oder M2-Makrophagen (Gordon 2003; Mantovani et al. 2004). M1-Makro-
phagen werden durch proinflammatorische Zytokine wie Interferon-γ (IFNg) und Tumornekro-
sefaktor α (TNFα) induziert und exprimieren CD11c auf ihrer Oberfläche. Demgegenüber ex-
primieren die sogenannten M2-Makrophagen die Oberflächenproteine CD206 und CD301 und 
werden durch die Zytokine Interleukin 4 (IL-4) und Interleukin 13 (IL-13) aktiviert (Martinez et 
Gordon 2014). Mittlerweile ist bekannt, dass dieses Schema zur Beschreibung der Komplexität 
und Dynamik der Gewebemakrophagen in vivo nicht hinreichend (Martinez et Gordon 2014; 
Russo et Lumeng 2018) und insbesondere auch nicht ohne Weiteres vom Mausmodell auf den 
Menschen übertragbar ist (Russo et Lumeng 2018). Im Mausmodell ist dieses Paradigma al-
lerdings nützlich, insbesondere da gezeigt werden konnte, dass CD11c-positive und CD206-
negative Makrophagen eine Verstärkung sowohl der Fettgewebeinflammation als auch der 
Insulinresistenz bedingen (Nguyen et al. 2007; Patsouris et al. 2008). Im Kontext der Fettge-
webeinflammation unter einer hochkalorischen Diät kommt es zu einem Anstieg beider Phä-
notypen, verhältnismäßig aber zu einem “phenotypic switch” zugunsten der proinflammatori-
schen M1-Makrophagen (Lumeng, Bodzin et Saltiel 2007; Lumeng et al. 2008).  
 
1.6 Ursprung von Makrophagen 
1.6.1 Rekrutierung von Monozyten aus dem Blut 
Bislang wurde angenommen, dass der Anstieg von Makrophagen im Fettgewebe die alleinige 
Folge einer vermehrten Rekrutierung von Monozyten sei (Nishimura et al. 2009). Diese Ver-
mutung begründete sich in dem von van Furth et al. in den späten Sechzigern aufgestellten 
mononukleären Phagozytensystem (MPS). Van Furth et al. postulierten ein lineares System, 
in dem nur hämatopoetische Stammzellen zu Makrophagen differenzieren können und gewe-
beresidente Makrophagenpopulationen durch die kontinuierliche Rekrutierung monozytärer 
Vorläuferzellen unterhalten werden (van Furth et Cohn 1968; van Furth et al. 1972). Die An-
wendung von fate mapping-Techniken erbrachte jedoch den Nachweis einer weiteren Zelllinie 
von Makrophagen, die in der Embryonalentwicklung der Maus bereits vor den hämatopoeti-
schen Stammzellen im Dottersack auftritt (Schulz et al. 2012) und völlig unabhängig von der 
primitiven Hämatopoese zu gewebespezifischen Makrophagen heranreift (Davies et al. 2013). 
Aus dieser Zelllinie gehen etwa die Mikroglia und die Langerhans-Zellen der Haut hauptsäch-
lich hervor (Davies et al. 2013). Auch im Fettgewebe wurde eine Population von geweberesi-
denten Makrophagen beschrieben, die ihren Ursprung im Dottersack hat (Hassnain Waqas et 






Viele dieser Makrophagenpopulationen können zudem im steady state völlig unabhängig von 
Monozytenrekrutierung existieren. Dieser „Selbsterhalt“ geweberesidenter Makrophagen wird 
durch lokale Proliferation ermöglicht (Hashimoto et al. 2013). Auch Makrophagen des Fettge-
webes besitzen die inhärente Fähigkeit zu proliferieren und interessanterweise ist der Anteil 
proliferierender Makrophagen im Fettgewebe adipöser Mäuse drastisch erhöht (Amano et al. 
2014; Haase et al. 2014; Bourlier et al. 2008). Zheng et al. konnten durch Generierung Kno-
chenmark-chimärer Mäuse zeigen, dass die Akkumulation von Fettgewebemakrophagen 
zweizeitig verläuft: Die Proliferation scheint vor allem im frühen Stadium und die Rekrutierung 
von Monozyten im späteren Verlauf der Adipositas wichtig zu sein (Zheng et al. 2016).  
 
1.7 Regulation der Makrophagenakkumulation im Fettgewebe 
Die Akkumulation von Makrophagen im Fettgewebe bedarf chemotaktischer Signale (Chawla, 
Nguyen et Goh 2011). Eine entscheidende Rolle wird dem Chemokinrezeptor C-C chemokine 
receptor type 2 (CCR2) und seinem Liganden dem monocyte chemoattractant protein-1 (MCP-
1) zugeschrieben. Der Mangel an CCR2  führt zu einem reduzierten Anstieg von Makrophagen 
(Weisberg et al. 2006), die transgene Überexpression des entsprechenden Liganden wiede-
rum zu einer verstärkten Makrophagenakkumulation (Kanda et al. 2006). Ganz ähnlich konnte 
auch für das Zytokin Osteopontin (OPN) eine Bedeutung für die Makrophagenakkumulation 
etabliert werden, da sowohl die Neutralisierung von OPN in vivo, als auch die genetisch indu-
zierte OPN-Defizienz eine Verringerung der Makrophagenakkumulation erreichten (Kiefer et 
al. 2010; Nomiyama et al. 2007). Weiterhin wird angenommen, dass auch von den Adipozyten 
freigesetzte Fettsäuren lokal die Akkumulation von Makrophagen fördern, da im Fettgewebe 
von Mäusen ohne Adipozyten-Triglyceridlipase eine Verringerung der Makrophagenakkumu-
lation festgestellt wurde (Kosteli et al. 2010). In diesem Sinne ist auch die Beobachtung zu 
verstehen, dass Mäuse ohne das Protein CD5 antigen-like eine verringerte Makrophagenin-
filtration ihrer Fettdepots aufweisen, da dieser endogene Faktor in Adipozyten die Lipolyse 
induziert (Kurokawa et al. 2011). 
Die Proliferation von Fettgewebemakrophagen scheint ebenfalls durch die Zytokine MCP-1 
und OPN beeinflusst zu werden (Amano et al. 2014; Tardelli et al. 2016). Letzteres wird im 
Fettgewebe adipöser Individuen vor allem von CD4-positiven T-Zellen exprimiert (Shirakawa 
et al. 2016). Durch Untersuchungen anderer Gewebearten ist außerdem bekannt, dass die 
Proliferation von Makrophagen unter dem Einfluss des T-Zell-assoziierten Zytokins Interleukin 
4 (IL-4) reguliert wird (Jenkins et al. 2011). Zellkulturstudien legen nahe, dass dieser Mecha-
nismus auch für Fettgewebemakrophagen gültig ist, dass aber gleichzeitig auch die Zytokine 




beeinflussen (Braune et al. 2017). Interessanterweise scheint IL-6, welches gemeinhin als pro-
inflammatorisches Zytokin gilt, im entzündeten Fettgewebe adipöser Individuen über die Re-




Neben den Makrophagen scheint auch das adaptive Immunsystem an der Ausprägung der 
adipositasinduzierten Fettgewebeentzündung und Insulinresistenz beteiligt zu sein (Osborn et 
Olefsky 2012), wobei Art und Ausmaß dieser Beteiligung kontrovers diskutiert werden (Tabelle 
1 und 2). So konnte zum Beispiel gezeigt werden, dass Mäuse, denen das recombination ac-
tivating gene 1 (RAG-1) fehlt und damit die Fähigkeit, jegliche Art von Lymphozyten zu bilden, 
im Vergleich zu Kontrolltieren unter einer hochkalorischen Diät eine größere Fettmasse und 
eine Verschlechterung der Stoffwechselparameter aufweisen (Winer et al. 2009). Demgegen-
über führten die Depletionen von CD3-positiven T-Zellen, CD8-positiven T-Zellen und CD20-
positiven B-Zellen allesamt zu einer Abschwächung der Fettgewebeinflammation in Form einer 
relativen Reduktion der proinflammatorischen M1-Makrophagen und einer Verbesserung der 
metabolischen Parameter (Winer et al. 2009; Winer et al. 2011; Nishimura et al. 2009). Diese 
Studien führten zu der Vorstellung, dass die Lymphozyten in ihrer Gesamtheit zunächst eher 
eine protektive Rolle besitzen, dass diese protektive Rolle allerdings im Verlauf der hochkalo-
rischen Fütterung verloren geht und daher die Depletion dieser Zellen in adipösen Individuen 
die gestörte Fettgewebeintegrität und den gestörten Glukosestoffwechsel teilweise wiederher-
stellt. Im Gegensatz dazu konnte eine andere Studie an Mäusen ohne RAG-1 im Vergleich zu 
Wildtyp-Mäusen keine Veränderung der Stoffwechselparameter feststellen (Liu et al. 2015). 
Diese negativen Ergebnisse konnten an Mäusen ohne das recombination activating gene 2 
(RAG-2), die einen ähnlichen Mangel an Lymphozyten aufweisen wie RAG-1 knockout- (KO) 
Mäuse, reproduziert werden (Duffaut et al. 2009). Schwer vereinbar mit der Vorstellung von 
metabolisch protektiven Lymphozyten, ist auch die Feststellung, dass Mäuse ohne T cell re-
ceptor beta chain (TCRb), denen die Mehrheit aller T-Zellen fehlt, zwar einen Anstieg der Fett-
masse zeigen, dies jedoch einhergeht mit einer Verringerung der M1-Makrophagen und einer 
Verbesserung der Stoffwechselparameter (Khan et al. 2014). Weitere Studien an RAG-1 KO-
Mäusen haben außerdem nahegelegt, dass Lymphozyten weder für die Proliferation, noch für 
die Polarisierung von Fettgewebemakrophagen zwingend erforderlich sind (Muir et al. 2018; 





1.8.1 CD4-positive Fettgewebelymphozyten 
Nach einem in den frühen achtziger Jahren etablierten Modell, werden alle reifen, peripheren 
T-Lymphozyten anhand der Expression von CD3 charakterisiert und diese CD3-positiven T-
Lymphozyten lassen sich weiter anhand der Expression von CD4 und CD8 auf ihrer Zellober-
fläche differenzieren (Reinherz 2014; Reinherz et al. 1979, 1980). Im Fettgewebe postulieren 
mehrere Studien eine relativ frühe Expansion der CD3-positiven T-Zellen unter einer hochka-
lorischen Diät (Deng et al. 2013; Kintscher et al. 2008). Nishimura et al. gehen nun allerdings 
davon aus, dass innerhalb der CD3-positiven Population, die CD8-positive Fraktion unter einer 
hochkalorischen Diät relativ zunimmt, wohingegen die CD4-Fraktion relativ abnimmt 
(Nishimura et al. 2009). Andere beschreiben jedoch eine relativ stabile CD4-Fraktion unter 
hochkalorischer Diät (Strissel et al. 2010) und wieder andere zeigen einen relativen Anstieg 
der CD4-positiven T-Zellen (Shirakawa et al. 2016). Auch die Beschreibungen der phänotypi-
schen Veränderungen innerhalb der CD4-positiven Population sind relativ heterogen. Ein gro-
ßer Konsens besteht allerdings im Hinblick auf die Population der CD4-positiven regulatori-
schen T-Zellen (Tregs). Diese exprimieren den Transkriptionsfaktor forkhead box protein 3 
(FOXP3) und spielen eine wichtige Rolle in der Kontrolle der gewebespezifischen Homöostase 
und der Immuntoleranz  (Becker, Levings et Daniel 2017). Die Population der fettgeweberesi-
denten Tregs nimmt normalerweise mit der Zeit zu und kann abhängig vom Alter bis zu 50% 
der CD4-positiven Zellen im Fettgewebe ausmachen (Feuerer et al. 2009). Eine hochkalori-
sche Fütterung führt allerdings in Mäusen zu einer relativen Abnahme der Tregs (Feuerer et 
al. 2009; Nishimura et al. 2009; Winer et al. 2009; Bapat et al. 2015; Cipolletta et al. 2015). 
Interessanterweise ist diese Abnahme der Tregs im Verlauf der adipositasinduzierten Inflam-
mation lediglich im viszeralen, nicht aber im subkutanen Fettgewebe zu beobachten (Feuerer 
et al. 2009). Der Vollständigkeit halber soll jedoch nicht unerwähnt bleiben, dass Cho et al. 
diesen diätabhängigen shift der Fettgewebe-Tregs nicht reproduzieren konnten (Cho et al. 
2014). Suppression of tumorigenicity 2 (ST2) ist ein weiterer Marker, dessen Expression im 
murinen Fettgewebe eng mit Tregs assoziiert ist und ähnlich wie die Expression von FOXP3 
scheint auch die Expression von ST2 unter dem Einfluss einer hochkalorischen Diät herunter-
reguliert zu werden  (Han et al. 2015a; Vasanthakumar et al. 2015). Sowohl FOXP3 als auch 
ST2 werden im Rahmen diätinduzierten Fettgewebeinflammation eher antiinflammatorische 
Eigenschaften zugeschrieben und mehrere Studien haben eine modulierende Funktion auf 
den Glukosemetabolismus und die Fettgewebeinflammation nahegelegt. In diesem Sinne ver-
wundert es nicht, dass mehrere Studien zeigen konnten, dass die Expansion der Treg-Popu-
lation im Fettgewebe Parameter der Fettgewebeinflammation und des Stoffwechsels positiv 
beeinflusst (Eller et al. 2011; Han et al. 2015a; Vasanthakumar et al. 2015). Im Gegensatz 
dazu haben Untersuchungen an Mäusen mit gentechnisch induziertem Mangel an regulatori-




Glukosestoffwechsels feststellen können (Bapat et al. 2015; Cipolletta et al. 2012; Deng et al. 
2017) 
Die Produktion des Zytokins Interferon-γ (IFNg) ist charakteristisch für eine weitere CD4-posi-
tive Population, welche mittelbar mit Veränderungen des Glukosestoffwechsels in Zusammen-
hang gebracht wird. Diese Vorstellung beruht zum Teil auf der Beobachtung, dass Mäuse, 
denen die Fähigkeit fehlt, IFNg zu bilden, unter hochkalorischer Diät einen insulinsensitiveren 
Phänotyp und einen geringeren Anstieg proinflammatorischer Makrophagen zeigen als die 
Kontrolltiere (O'Rourke et al. 2012). Die Vorstellung metabolisch schädlicher, IFNg-produzie-
render Zellen ist daher vordergründig vereinbar mit einer relativen Zunahme IFNg-produzie-
renden CD4-Zellen im Verlauf einer hochkalorischen Diät (Winer et al. 2009). Eine andere 
Studie beobachtete allerdings eine Abnahme der IFNg-positiven Zellen (Zamarron et al. 2017).  
Die Rolle der CD4-positiven Lymphozyten im Rahmen der Fettgewebeinflammation ist daher 
aus diesen Vorbefunden schwer zu interpretieren. Hinweise liefert die Arbeit von Winer et al., 
in der die Autoren beschreiben, dass die Verschlechterung der Glukosetoleranz, welche sie in 
RAG-1-Mäusen festgestellt haben, durch den Transfer von sowohl FOXP3-positiven, als auch 
FOXP3-negativen CD4-Zellen aus schlanken Tieren, teilweise wiederhergestellt werden 
konnte (Winer et al. 2009). Diese Ergebnisse lassen vermuten, dass CD4-Zellen unbeeinträch-
tigt von pathologischen Einflussfaktoren zunächst einen metabolisch protektiven Phänotyp be-
sitzen. Schwer vereinbar mit diesem Postulat sind Untersuchungen von Mäusen mit einem 
Myeloidzell-spezifischen Mangel an major histocompatibility complex II (MHC II), bei denen 
begleitend eine starke Depletion von CD4-positiven T-Zellen beobachtet werden konnte. Die-
ses Modell führte in einer Studie zu einem insulinsensitiveren Phänotyp und einer Reduktion 
proinflammatorischer Makrophagen (Cho et al. 2014). Eine andere Studie konnte diesen Phä-
notyp jedoch nicht reproduzieren (Blaszczak et al. 2019). Insgesamt kann man festhalten, dass 
unsere Vorstellung über die Rolle von CD4-positiven T-Zellen im Rahmen der adipositasindu-
zierten Fettgewebeentzündung vor allem aus genetischen knockout-Modellen extrapoliert 
wurde, diese Vorstellung jedoch noch nicht in einem In-vivo-Depletionsmodell validiert werden 
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Nishimura et al. 2009 
Winer et al. 2009 
Bapat et al. 2015 
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Cho et al. 2014 
Brinker et al. 2021 
CD4+/IFNg+ (an CD4+) ↑ 
↓ 
→ 
Winer et al. 2009 
Zamarron et al. 2017 
Brinker et al. 2021 
Tabelle 1: Veränderung der Fraktionen von CD4-positiven Populationen im murinen Fettgewebe unter hochkalori-
scher Diät (HFD) im Vergleich zur Normaldiät. 
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Bapat et al. 2015 
Cipolletta et al. 2012 
IFNg-KO KA ↓ ↑ O’Rourke et al. 2012 
CD4-Depletion → → ↑ Brinker et al. 2021 
Tabelle 2: Veränderung der Makrophagenakkumulation, Makrophagenaktivierung und der metabolischen Parame-
ter im Mausmodell der diätinduzierten Adipositas unter dem Einfluss verschiedener in-vivo-Modulationen der CD4-






Aus diesen Vorbefunden ergaben sich für uns folgende Fragestellungen: 
1. Wie verändert sich die Größe und Zusammensetzung der Lymphozytenpopulation im 
Fettgewebe mit der Dauer einer hochkalorischen Diät im Mausmodell? 
2. Welchen Einfluss hat die Depletion CD4-positiver Zellen auf den Aktivitätszustand und 
die Proliferationsrate der Fettgewebemakrophagen? 
3. Beeinflusst die Dauer der Lymphozytendepletion den Nachweis eines Effektes auf den 
Aktivitätszustand und die Proliferationsrate der Fettgewebemakrophagen? 
4. Welchen Einfluss hat die Depletion CD4-positiver Zellen auf die Glukosehomöostase? 
Um diese Fragen beantworten zu können, konzipierten wir ein In-vivo-Depletionsprotokoll für 
CD4-positive Zellen in Übereinstimmung mit bereits etablierten Depletionsprotokollen. Metho-
disch kamen im Verlauf der Arbeit vor allem die Durchflusszytometrie, die Immunfluoreszenz-
mikroskopie und die Polymerase-Kettenreaktion zum Einsatz. Darüber hinaus führten wir In-
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4.1 CD4+ T cells regulate glucose homeostasis independent of adipose tissue 
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Adipose tissue – AT  
Adipose tissue lymphocyte – ATL  
Adipose tissue macrophage – ATM 
Bromodeoxyuridine – BrdU 
Crown-like structure – CLS  
Forkhead box P3 – FOXP3 
Glucose tolerance testing – GTT 
High-fat diet – HFD 
Insulin tolerance testing – ITT 
Interferon-γ - IFNg   
Normal chow diet – NCD 
Osteopontin – OPN  
Proliferating cell nuclear antigen – PCNA 
Regulatory T cell – Treg 
Suppression of tumorigenicity 2 – ST2   
T helper type 2 cell – TH2 cell 





Obesity is frequently associated with a chronic low-grade inflammation in the adipose tissue 
(AT) and impaired glucose homeostasis. Adipose tissue macrophages (ATMs) have been 
shown to accumulate in the inflamed AT either by means of recruitment from the blood or local 
proliferation. ATM proliferation and activation can be stimulated by TH2 cytokines, such as IL-
4 and IL-13, suggesting involvement of CD4-positive T cells in ATM proliferation and activation. 
Furthermore, several studies have associated T cells to alterations in glucose metabolism. 
Therefore, we sought to examine a direct impact of CD4-positive T cells on ATM activation, 
ATM proliferation and glucose homeostasis using an in vivo depletion model. Surprisingly, CD4 
depletion did not affect ATM activation, ATM proliferation or insulin sensitivity. However, CD4 
depletion led to a significant improvement of glucose tolerance. In line with this, we found 
moderate disturbances in pancreatic endocrine function following CD4 depletion. Hence, our 
data suggest that the effect on glucose metabolism observed after CD4 depletion might be 







Obesity has become an increasing burden for health systems around the world and has led 
amongst others to an unrivalled upsurge of type 2 diabetes (James 2008). The socioeconomic 
and personnel effort to tackle the consequences of the obesity epidemic have become enor-
mous (Economic Costs of Diabetes in the U.S. in 2017 2018). It is therefore pivotal to elucidate 
the molecular foundation of obesity in order to develop targeted therapies. 
On a cellular level, obesity is associated with a chronic low-grade inflammation in the adipose 
tissue (AT) that is characterized by an accumulation of various immune cells, namely T cells, 
B cells, neutrophils, mast cells and  macrophages (Weisberg et al. 2003; Winer et al. 2011; 
Winer et al. 2009; Liu et al. 2009; Talukdar et al. 2012). This inflammation is most pronounced 
in the visceral adipose tissue (VAT), which is believed to have a more detrimental effect on 
metabolism than subcutaneous adipose tissue (SAT) (O'Rourke et al. 2009; Gastaldelli et al. 
2002). Macrophages constitute the largest proportion of immune cells in the AT of obese ro-
dents and humans respectively (Weisberg et al. 2003), and the extent of the accumulation of 
macrophages in the AT seems to be closely correlated to the degree of insulin resistance 
(Klöting et al. 2010). Macrophages occur in a continuum of different phenotypes from which 
two types are generally discerned: M1 macrophages are induced by pro-inflammatory cyto-
kines such as interferon-γ (IFNg) and express CD11c as a surface marker (Cho, Morris et 
Lumeng 2014; Martinez et Gordon 2014). In contrast, activation of M2 macrophages occurs 
in a TH2-related microenvironment, particularly due to interleukin 4 (IL-4) and IL-13, and leads 
to expression of CD206 and CD301 (Martinez et Gordon 2014; Cho, Morris et Lumeng 2014). 
Both populations seem to increase in number in the AT during obesity, but there is a marked 
increase in the proportion of M1 macrophages (Lumeng, Bodzin et Saltiel 2007), which are 
located preferentially around dead adipocytes, in so-called crown-like structures (CLS). Fur-
ther, it has been shown that the accumulation of adipose tissue macrophages (ATMs) during 
obesity occurs either by means of monocyte recruitment from the blood or proliferation of res-
ident ATMs (Zheng et al. 2016). We and others have recently shown that the number of pro-
liferating ATMs increases during obesity (Bourlier et al. 2008; Amano et al. 2014; Haase et al. 
2014) and that this proliferation is at least partially mediated by cytokines such as IL4, IL13 
and osteopontin (OPN), which are related to CD4-positive T helper cells (TH2 cells) (Braune 
et al. 2017; Tardelli et al. 2016; Shirakawa et al. 2016). This observation might suggest a link 
between macrophage activation and proliferation and CD4-positive TH2 cells.  
CD4-positive T cells belong to the network of adaptive immune cells, which seem to play an 
important role in obesity-induced inflammation and insulin resistance (Osborn et Olefsky 




macrophages and other immune cells is not known. Studies on mice with a RAG1 knockout, 
which abrogates the rodents capacity to produce any type of lymphocyte, have shown wors-
ening of metabolic parameters, suggesting a protective role of lymphocytes (Winer et al. 
2009). It is assumed that the phenotype and function of lymphocytes alters during the course 
of obesity, leading to a loss of their protective properties. In line with this, depletion of CD3-
positive T cells, CD20-positive B cells and CD8-positive T cells in HFD-fed mice have shown 
attenuation of AT inflammation and improvement of metabolic parameters (Winer et al. 2009; 
Winer et al. 2011; Nishimura et al. 2009). More accurately, depletion of CD3-positive T cells 
led to a marked upregulation of CD206-expressing ATMs while leaving adipocyte diameter 
unchanged. Likewise, depletion of CD8-positive T cells resulted in a decrease of CD11c-pos-
itive ATMs and a significant decrease of CLS formation. Both studies hence bring to attention 
the association between T-cell-mediated changes in glucose metabolism on one side and T-
cell-mediated changes in VAT microenvironment on the other (Winer et al. 2009; Nishimura 
et al. 2009). The effect of an in vivo CD4 cell depletion on AT inflammation and glucose ho-
meostasis during obesity is as yet undescribed, although it has been suggested that certain 
distinct CD4-positive cell populations might contribute to immune-mediated alterations in AT 
inflammation and glucose metabolism (Shirakawa et al. 2016; Feuerer et al. 2009). Among 
these, VAT regulatory T cells (Tregs) have recently gained considerable attention for their 
potential to regulate AT and metabolic homeostasis (Zeng et al. 2018). In line with this, nu-
merous studies have demonstrated that in situ expansion of Treg population in VAT led to 
attenuation of AT inflammation and improvement of glucose metabolism (Vasanthakumar et 
al. 2015; Han et al. 2015b; Li et al. 2018; Feuerer et al. 2009; Zeng et al. 2018). Importantly, 
in vivo loss-of-function models of VAT Tregs failed to show an effect on glucose metabolism 
in HFD-fed mice (Deng et al. 2017; Cipolletta et al. 2012; Bapat et al. 2015; Zeng et al. 2018). 
CD4 cells, analogous to other immune cells in the AT, seem to increase in absolute numbers 
during obesity, yet inconsistencies exist as for the proportional changes: Some authors argue 
for a relatively stable CD4 population (Strissel et al. 2010), whereas others suggest a propor-
tional diet-dependent decrease of CD4 cells in the course of obesity (Nishimura et al. 2009; 
Winer et al. 2009). Evidence further points towards a phenotypic switch among CD4 cells in 
the inflamed AT with a growing IFNg-positive population (Strissel et al. 2010; Winer et al. 
2009) and a loss of forkhead box P3- (FOXP3) and suppression of tumorigenicity 2- (ST2) 
positive cells during obesity (Cipolletta et al. 2015; Bapat et al. 2015; Han et al. 2015a). Both 
FOXP3 and ST2 are generally believed to have anti-inflammatory properties in the context of 
obesity induced inflammation and various experiments suggest a beneficial effect on glucose 




Vasanthakumar et al. 2015). The loss of these cells hence suggests the notion of a CD4 pop-
ulation that acquires a detrimental effect on glucose metabolism during the development of 
obesity.  
The present work sought to elaborate further on the modus operandi of CD4-positive cells in 
the AT and aimed to elicit a possible impact on ATM activation and proliferation. We therefore 
established 3-day and 2-week CD4 depletion protocols to evaluate short-term and potentially 
more direct changes as well as long-term effects on changes to the microenvironment. We 
show that short-term and long-term CD4 depletion have no apparent influence on either mac-
rophage activation or macrophage proliferation in the AT, yet seem to have an impact on 
glucose homeostasis as measured by glucose tolerance testing (GTT). Furthermore, we show 
that long-term depletion of CD4-positive T cells causes dysregulation of the pancreatic endo-
crine axes, possibly contributing to the altered glucose metabolism following CD4 depletion. 
We conclude that in our study systemic CD4 depletion was shown to have no apparent effect 
on either CLS formation, ATM proliferation or activation, yet entailed beneficial glucose toler-







CD4-positive T cells show time- and diet-dependent changes in the inflamed AT 
First, we performed immunofluorescence staining of CD3- (Fig. 1B) and CD4- (Fig. 1C) posi-
tive T cells to establish their presence and evaluate their distribution in the murine AT. We 
observed that CD3- and CD4-positive cells were mainly present in the CLS. Using flow cytom-
etry, we then aimed to phenotype the CD3- / CD45-positive T cell population into their CD4- 
and CD8-expressing subsets. Therefore, we analysed VAT of mice fed either a HFD or a NCD 
for 4, 12 or 24 weeks. We detected a significant proportional increase of CD4-positive cells 
over time and independent of diet (Fig. 1A). At 24 weeks, the proportion of CD8-positive cells 
was significantly larger in HFD-fed compared to control animals. This diet-dependent differ-
ence was absent in the overall proportion of CD4 cells (Fig. 1A). However, further phenotyping 
of the CD4-positive subset revealed significant diet-dependent changes of CD4 subsets. IFNg-
positive CD4 cells significantly dropped at 12 weeks and then seemed to increase after 24 
weeks in the HFD-fed animals (Fig. 1D). In contrast, expression of both Treg-associated 
FOXP3 and TH2-associated ST2 among CD4-expressing lymphocytes showed a marked in-
crease until 12 weeks in both groups followed by a further increase in NCD-fed mice and a 
decrease in HFD-fed mice (Fig. 1E and F). At 24 weeks, expression of both ST2 and FOXP3 
were significantly lower in the HFD-fed group compared to NCD-fed controls (Fig. 1E and F). 
This reduced ST2 expression in obese mice at 24 weeks was observed in both FOXP3-posi-
tive and FOXP3-negative cells, but was more pronounced in the FOXP3-negative population 
(Fig. 1G and H).  
 
3-day depletion of CD4-positive cells does not alter ATM activation or proliferation 
To study the direct impact of CD4 cells on AT inflammation, we established a 3-day depletion 
protocol. CD4 specific antibodies were shown to efficiently deplete CD4-positive T cells by 
~99%. We further showed that depletion of CD4-positive T cells was consistent in both adi-
pose and splenic tissue (Fig 2C and D). Further, depletion did not result in significant weight 
loss averaging ~1g in both groups after 3 days of depletion (data not shown).  
After HFD-feeding for 24 weeks and antibody treatment according to protocol, we analysed 
the AT phenotype. Fat cell expansion and formation of CLS are signs of tissue remodeling 
under high-caloric diet and could be observed in all animals (Fig. 3A and B). However, AT 
morphology as measured by adipocyte diameter did not alter between T-cell-depleted mice 
and mice treated with an appropriate isotype control (Fig. 3E). In order to evaluate AT inflam-
mation, we counted the number of CLS in relation to adipocytes, which also revealed no sig-




proportion of ATMs among all stromal vascular cells. Again, no difference was observed (Fig. 
3H). ATM activation as measured by the ratio of CD11c-positive ATMs (classically activated 
or M1 macrophages) in relation to CD206-expressing ATMs (alternatively activated or M2 
macrophages) was quantified using flow cytometry and showed no effect under CD4 cell de-
pletion (Fig. 3I). We then went on to assess a possible impact of CD4 depletion on ATM pro-
liferation. Firstly, we stained VAT for the proliferation marker proliferating cell nuclear antigen 
(PCNA; Fig. 3C and D). Since CLS have been shown to be the primary site of ATM prolifera-
tion, we focused our analysis on cells residing within these structures. Quantification of im-
munohistochemistry showed no significant changes under CD4 cell depletion (Fig 3G). Sec-
ondly, we performed flow cytometric analysis of Bromodeoxyuridine (BrdU) staining (Fig. 3J) 
which in accordance with the immunohistochemistry showed no significant difference between 
the groups. Likewise, mRNA levels of genes associated with ATM proliferation or activation 
showed no significant changes under CD4 cell depletion (Fig. 3K). 
In the next step, we intended to compare the impact of CD4 cell depletion, as described above, 
with the effect of total T cell depletion. For that reason, we designed a similar 3-day depletion 
protocol for CD3 cells. However, we became aware that some mice in the CD3-depleted co-
hort showed signs of diarrhea and peritoneal inflammation in conjunction with a significant 
weight loss when compared with their IgG-injected control littermates (Fig. S2N). The deple-
tion itself showed a moderate depletion efficiency of ~66% in both spleen and VAT (Fig. S1). 
Importantly, ATM proliferation and activation remained unaffected by CD3 depletion (Fig. S2). 
Due to the observed weight loss and inflammatory changes however, we concluded that the 
interpretation of our data was severely biased and decided to show these results in the sup-
plementary section only.  
 
2-week depletion of CD4-positive cells does not alter ATM activation or proliferation 
In order to rule out any indirect long-term effect of CD4-positive lymphocytes on ATM prolifer-
ation and activation, we established a 14-day depletion protocol. We then assessed AT integ-
rity by means of immunohistochemistry as described in the previous section. Similar to the 3-
day depletion experiment, AT morphology showed no marked difference after 14 days of CD4 
depletion compared to the isotype control (Fig. 4A and B). Likewise, adipocyte diameter and 
CLS density did not differ significantly between CD4-depleted and control mice (Fig. 4E and 
F). Quantification of proliferation by means of PCNA staining (Fig. 4C, D and G) and by means 
of flow cytometry (Fig. 4J) also showed no alteration between the two groups, as did the pro-




with ATM proliferation and activation revealed no significant changes in T-cell-depleted murine 
AT (Fig. 4K-N).  
 
Glucose tolerance is improved under CD4-specific antibody treatment 
In the next step, we aimed to determine any effect of CD4-specific antibody treatment on glu-
cose metabolism. We therefore performed GTT and ITT as described above. Interestingly, 
during GTT we observed significantly lower glucose levels at 30 minutes and 120 minutes 
after glucose injection among the T-cell-depleted mice compared to mice treated with an ap-
propriate isotype control (Fig. 5A). To evaluate the metabolic relevance, we performed area-
under-the-curve analysis which also showed a significant difference between the two groups 
(Fig. 5B), suggesting a beneficial effect of CD4 cell depletion on glucose tolerance. During 
insulin tolerance testing we observed a mild, yet not significant, trend towards improvement of 
insulin tolerance under CD4 depletion (Fig. 5C and D). 
 
Pancreatic endocrine function is altered following CD4 depletion  
Finally, we sought to elaborate on a possible contribution of the pancreas to the observed 
difference in glucose metabolism. Morphometric analysis of pancreatic tissue as measured by 
islet quantity and size (Fig. 6B and C, representative images in Fig. 6A) revealed no significant 
alterations in mice injected with CD4-depleting antibody. However, frequency distribution anal-
ysis revealed a significantly higher proportion of very small islets (40 – 60 µm) in pancreata of 
CD4-depleted mice (Fig. 6D). We then aimed at assessing the pancreatic endocrine function 
under CD4 depletion. Interestingly, fasting plasma insulin appeared to be similar between the 
two groups (Fig. 6E). Likewise, pancreatic insulin content was unchanged following CD4 de-
pletion (Fig. 6G). In contrast, we observed a significant decrease in whole pancreatic content 
of glucagon (Fig. 6H). Further, protein analysis normalised to the islet protein content, as 






The role of T cells in AT inflammation has been extensively studied over the past two decades. 
Two major in vivo depletion studies have suggested a substantial effect of adipose tissue 
lymphocytes (ATLs) on AT integrity and glucose homeostasis: CD3 depletion was shown to 
reduce M1 and increase M2 ATMs in VAT and positively influence glucose homeostasis 
(Winer et al. 2009). Likewise, depletion of CD8-positive T cells resulted in an increased M2/M1 
ratio in VAT, a reduction in CLS density and beneficial effects on insulin sensitivity and glucose 
tolerance (Nishimura et al. 2009). These two studies both suggest that ATLs acquire a pro-
inflammatory phenotype during high-fat feeding, depletion of which partially restores the dis-
rupted AT integrity and attenuates the impaired glucose metabolism in HFD-fed mice. In this 
study we aimed to substantiate this claim by elucidating the effects of CD4-positive T cells on 
AT inflammation and glucose homeostasis.  
There are conflicting propositions in the literature, firstly, as to the sequence of events regard-
ing T cell involvement and, secondly, as to the extent of quantitative and qualitative changes 
in the VAT T cell population. Studies using mRNA as a target have suggested a relatively early 
expansion of CD3-positive cells in HFD-induced inflammation that coincides with changes in 
glucose homeostasis and precedes macrophage expansion (Deng et al. 2013; Kintscher et al. 
2008). It has been argued that this early expansion of CD3-positive cells in VAT is limited to 
the CD8-positive subset whereas CD4-positive T cells decrease (Nishimura et al. 2009; Winer 
et al. 2009). However, other studies make the case for an early CD4 cell expansion (Shirakawa 
et al. 2016) or a relatively stable CD4 population (Strissel et al. 2010). In our study, we demon-
strate an age- but not diet-dependent proportional increase of CD4 cells in VAT and a numer-
ically but not phenotypically stable CD4 population with regard to the impact of a HFD. Equally 
unclear is the role of IFNg-releasing CD4 cells with studies arguing for either an increase 
(Winer et al. 2009) or a reduction (Zamarron et al. 2017) of this population under the influence 
of HFD-feeding. Our results seem to concur with the latter, although we also detected an 
increase to lean levels at a later time point. Our data thus argue against a major impact of 
IFNg released by CD4 cells in the context of late AT inflammation. However, the highly signif-
icant drop of IFNg-releasing CD4 cells at 12 weeks of HFD also described by Zamarron et al. 
(Zamarron et al. 2017) poses the question of different AT responses to high-caloric stimuli 
during different time points and could instigate further research. Relative consensus exists as 
to the FOXP3-positive Treg population that seems to increase with age and decrease under 
high-caloric feeding (Feuerer et al. 2009; Nishimura et al. 2009; Bapat et al. 2015; Cipolletta 
et al. 2015; Winer et al. 2009) selectively in VAT but not splenic tissue or SAT (Feuerer et al. 
2009). A similar dynamic has been reported for ST2 expression on FOXP3-positive and 




leading us to argue for an obesity-induced decrease of FOXP3 and ST2 expression that is 
inverse to the age-related increase in chow-fed animals. ST2 and FOXP3 are generally con-
sidered to have anti-inflammatory properties in the context of obesity-induced inflammation 
(Eller et al. 2011; Han et al. 2015a; Feuerer et al. 2009; Miller et al. 2010; Vasanthakumar et 
al. 2015). 
Our results hence led us to believe that depletion of the CD4 population that has tilted towards 
a more pro-inflammatory phenotype would propel similar changes as seen with CD8 or CD3 
depletion respectively. We therefore established a highly efficient 3-day and 14-day depletion 
protocol to account for short- and long-term effects on AT integrity. It should be noted that the 
mice cohorts used in both experiments differed quite significantly regarding their total body 
weight. However, the two experiments were not designed to be compared directly and both 
groups express a degree of AT inflammation that is distinct from AT morphology in lean ani-
mals. Interestingly, both depletion experiments showed no effect of depletion on adipocyte 
size, number of CLS, macrophage activation or proliferation. We were able to reproduce these 
results using a short-term CD3 depletion protocol, however interpretation of the data was con-
founded by weight loss in depleted mice.  
It should be acknowledged that weight loss has been reported in numerous studies using the 
CD3-depleting hamster IgG 145 2C11 (Ferran et al. 1990; Ferran et al. 1991; Alegre et al. 
1990; Winer et al. 2009; Vossen et al. 1995; Vossen et al. 1994). This has been attributed to 
a cytokine release syndrome triggered by activation of Fc receptors. However, in this study 
we used the rat IgG 17A2 which has been explicitly demonstrated not to induce the same 
significant morbidity associated with the 145 2C11 antibody (Vossen et al. 1995; Vossen et al. 
1994). The severe reaction of some of the mice in our anti-CD3 cohort was therefore unex-
pected. Caution in using and interpreting data obtained from CD3 depletion with both, 17A2 
and 145 2C11, should therefore be advised. However, for appropriate comparison between 
data after CD3 and CD4 depletion, a similar IgG based approach has been used, which did 
not show any adverse effects in CD4 depleted mice.  
We and others have recently described ATM proliferation as a characteristic of AT inflamma-
tion (Amano et al. 2014; Haase et al. 2014), which seems to be dependent on cytokine stim-
ulation namely by TH2-related cytokines IL-4, IL-13 and OPN (Braune et al. 2017; Tardelli et 
al. 2016). Furthermore, CD4 cells have been shown to be the main source of OPN in VAT 
(Shirakawa et al. 2016). However, various techniques used in this study to evaluate ATM pro-
liferation have been consistent in showing no effect of CD4 depletion, leading us to believe 




CD4 depletion however seems to have some effect on glucose metabolism, since we showed 
significant improvement of GTT, but not ITT following CD4 depletion. This suggests some 
degree of impaired insulin production in reaction to glucose challenge but not insulin re-
sistance per se. This discrepancy led us to hypothesize a potential pancreatic involvement. 
Both groups showed signs of islet hypertrophy, which have been described as characteristic 
for diet-induced obesity (Roat et al. 2014). Yet, we failed to observe a significant difference in 
trophic conditions under CD4 depletion. Furthermore, we did neither detect an increase of 
insulin expression nor enhanced fasting insulin levels under CD4 depletion. Interestingly how-
ever, we observed a significant reduction of glucagon in the pancreatic tissue and a significant 
increase of somatostatin in proportion to islet cell mass in CD4-depleted mice, suggesting an 
impact of CD4 cells on alpha and delta cell homeostasis. Alpha-cell dysfunction has been 
described as a hallmark of type 2 diabetes (Müller et al. 1970; Gromada, Chabosseau et Rutter 
2018). Indeed, hyperglucagonism was shown to be present in obese subjects in the fed and 
fasted state in numerous studies (Newgard et al. 2009; Stern et al. 2019; Knop et al. 2012; 
Kellard et al. 2020). Furthermore, alpha cell dysfunction seems to result in an inability to sup-
press glucagon in reaction to glucose challenge (Bagger et al. 2014; Wagner et al. 2017; 
Merino et al. 2015). Novel therapeutics rely partly on the antagonism of glucagon action 
(Hædersdal et al. 2018). The inadequate alpha cell output, in turn, appears to be counter-
regulated by somatostatin (Kellard et al. 2020; Strowski et al. 2000). It has been suggested 
that this effect is mediated by an absolute decrease in delta cell output and a loss of somato-
statin sensitivity of alpha cells in the state of impaired glucose tolerance. (Omar-Hmeadi et al. 
2020; Kellard et al. 2020) Therefore, it might be reasonable to speculate that glucagon and 
somatostatin disturbance, as observed in our study, partly contribute to the beneficial meta-
bolic phenotype exhibited by CD4-depleted mice. However, studying the pancreatic involve-
ment was not the primary focus of this study and should therefore warrant further research.  
Likewise, the beneficial effect of CD4 depletion on whole body glucose tolerance is in agree-
ment with the notion that CD4 cells acquire a phenotype which is detrimental to insulin sensi-
tivity during the course of obesity. However, whereas CD3 and CD8 depletion seem to influ-
ence both glucose homeostasis and ATM activation, effects of CD4 depletion seem to be 
independent of such changes. Potentially these effects are mediated by cytokines that do not 
have a major impact on either ATM phenotype or proliferation.  
That said, in the absence of an established method to selectively deplete organ-specific cells 
in vivo without prior genetic modifications, we currently rely on systemic depletion protocols, 
making it difficult to attribute an observed systemic effect to site-specific changes in the mi-
croenvironment. Such inherent limitations apply to all depletion studies and therefore it has to 




of CD4-mediated effects on glucose metabolism and that the above mentioned models pos-
tulating a pancreatic or VAT involvement in CD4-mediated changes in glucose tolerance are 
speculative in nature and do not rule out the potential involvement of other organs.  
In conclusion, our results show that the CD4 cell population in VAT shifts towards a more pro-
inflammatory phenotype and that systemic depletion of CD4 cells improves glucose tolerance 
while leaving insulin sensitivity, AT morphology, ATM activation and ATM proliferation as signs 




Material and Methods 
Experimental Animals 
Mice strains were kept in our local animal facility in a temperature controlled, 12h-light/dark 
cycle environment with ad libitum access to food and water. In order to induce obesity C57BL/6 
mice were fed a high-fat diet (60%kcal fat; Ssniff Spezialdiäten, Soest, Germany) or a normal 
chow diet (9% kcal fat; Ssniff Spezialdiäten) up to 24 weeks, starting at 6 weeks of age. For 
some experiments, CSF1R-eGFP+/- (MacGreen; (Sasmono et al. 2003)) or LysMCre x 
TDTOflx/flx (Orthgiess et al. 2016) on a C57BL/6 background were used, depending on the 
spectral requirements. Of note, reporter mice develop an AT inflammation similar to wild-type 
C57BL/6 mice (Gericke et al. 2015). All studies used males and were approved by the local 
ethics committee (accreditation number 42502-2-1554 MLU). 
 
Depletion  
For depletion of CD4-positive cells, mice were injected with 120 µl of anti-CD4 (GK 1.5; Bio-
Legend, San Diego, CA) or an isotype control (RTK4530; BioLegend) using a 3-day protocol 
and a 2-week protocol. With the 3-day depletion protocol, mice received either injection for 3 
consecutive days. With the 2-weeks protocol, mice received 3 injections each week for two 
weeks as described by Nishimura et al. (Nishimura et al. 2009). ITT and GTT were performed 
at the end of the 2-week depletion protocol only. Experiments were performed under specific 
pathogen free (SPF) conditions, following FELASA criteria. Importantly, mice after CD4 deple-
tion were indistinguishable from control mice, without any signs of diarrhea, conjunctivitis or a 
significant drop in body weight. 
For depletion of CD3-positive cells, mice were injected with 120 µl of anti-CD3 (17A2; Bio-
Legend, San Diego, CA) or an isotype control (RTK4530; BioLegend) using a 3-day protocol 
as described above. Strikingly however, some mice showed signs of diarrhea and peritoneal 
inflammation in association with a considerable weight loss (Fig. S2N) following CD3 cell de-
pletion, for which reason, we have decided to show the acquired data in the supplementary 
section only (Fig. S1 and 2). 
 
ITT/GTT 
For ITT, baseline glucose level was measured before mice were injected with insulin (Insuman 
Rapid, 100 IU/ml). Blood glucose was measured again at 15, 30 and 60 min after injection. 
Mice received 1.5 U/kg insulin solution intraperitoneally. ITT was performed 3 days prior to 




to injection of glucose (20%; B. Braun, Melsungen, Germany). Glucose level was then meas-
ured at 15, 30, 60 and 120 min after injection. Mice received 1g/kg glucose solution intraperi-
toneally.   
 
Immunofluorescence 
Mice were sacrificed and VAT was dissected. VAT was then fixed in zinc formalin overnight 
and embedded in paraffin. Paraffin sections were deparaffinized, microwaved and washed in 
PBS with 0.3% Triton (PBST). Subsequently, unspecific binding sites were blocked using 
PBST and 1% BSA for 1 h at room temperature. AT was stained with primary antibodies at 
4°C overnight. For AT analysis, AT was stained using the macrophage marker Mac-2 
(CL8942AP; 1:1000, Cedarlane; Burlington, Canada) and the fat cell marker Perilipin A 
(ab3526; 1:200; Abcam, Cambridge, U.K.). For proliferation studies, macrophages were 
stained against Mac-2 and the proliferation marker PCNA (ab15497; 1:200; Abcam). DAPI 
(1:10,000; Thermo Fisher Scientific, Schwerte, Germany) was used for nuclear staining. Ap-
propriate secondary antibodies were selected and incubated for 1 h at room temperature. For 
AT analysis, images were taken using the Olympus BX40 epifluorescence microscope. For 
proliferation studies, AT was studied using an inverted confocal microscope (FV1000 Olym-
pus, Hamburg, Germany). 
 
Analysis of AT Sections 
For AT analysis, the tissue was stained for Mac-2 and Perilipin A as described above. AT 
integrity was evaluated by measuring fat cell diameter and formation of CLS. CLS were de-
fined as adipocytes entirely surrounded by leucocytes as described by others (Cinti et al. 2005; 
Strissel et al. 2007). CLS per field were counted in 10 randomly chosen fields on one section 
per animal. For the study of proliferating ATMs, staining for PCNA was performed as described 
above. ATMs were visualised by staining for Mac-2. Since it has been shown that up to 90% 
of ATMs in the inflamed AT reside in CLS (Cinti et al. 2005) and proliferation was shown to 
occur predominantly in CLS (Haase et al. 2014), 20-30 photographs of CLS were taken per 
section and analysed for content of proliferating cells.  
 
Analysis of pancreatic tissue sections 
For analysis of islet morphology, pancreatic tissue was stained with hematoxylin and eosin. 
Subsequently, the area of pancreatic tissue was determined in three HE stained sections per 




per mouse) and displayed as number per mm2 of whole pancreatic tissue. Similarly, the diam-
eter of islets was measured and averaged over all islets present in all three sections. Images 
were taken using a Keyence microscope (Neu-Isenburg; Germany).  
 
Whole mount staining 
Whole mounts of AT from tdTomato (TDTO) reporter mice were used to visualise presence of 
CD3- and CD4-positive cells in AT. For that purpose, epididymal AT was immediately fixed 
after sacrifice for 20 min in zinc formalin (Polysciences, Hirschberg, Germany), washed in PBS 
and cut into small pieces (<1 mm3). These AT pieces were then washed in PBS, blocked with 
staining buffer (3% bovine serum albumin (BSA) in PBS) for 1 hour at room temperature and 
stained with pre-labeled antibodies in staining buffer (anti-CD3-PE-Cy7; 1:100 145-2C11; Bi-
oLegend or anti-CD4-AF647; 1:100; RM4-5; BioLegend) overnight. We used Hoechst 
(1:10,000 in PBS; Life Technologies) to stain the nuclei. AT pieces were then washed three 
times in PBS and subsequently transferred into cavities of microscope slides and mounted 
using Fluorescence Mounting Medium (Dako; Hamburg; Germany). AT was studied using the 
Olympus FV1000 confocal microscope. 
 
Flow cytometry 
For flow cytometry analyses, VAT and spleen were dissected. VAT was digested with colla-
genase type II (Worthington Biochemical, Lakewood, NJ) centrifuged and the lipid phase dis-
carded in order to gain a cell suspension of stromal vascular cells (SVCs). This suspension 
was then filtered through a 75 µm mesh. Splenic tissue was minced using a razor blade and 
pressed through a 70 µm mesh using a syringe plunger. Fc receptors of splenic cells and 
SVCs were blocked using anti-CD16/32 (1:100; eBioscience, Frankfurt, Germany) for 10 min 
on ice. Surface staining was performed using anti–CD45-FITC (30-F11; 1:100) or anti-CD45-
APC-eFluor780 (30-F11, 1:200), anti–F4/80-PE-Cy7 (BM8, 1:100), anti–CD11c-PE (N418; 
1:100; all eBioscience), anti–CD206-AF647 (MR5D3; 1:50; AbD Serotec, Kidlington, U.K.), 
anti-CD3-PE-Cy7 (145-2C11) anti-CD4-PE (RM4-5) or anti-CD4-AF647, (RM4-5), anti-CD8-
AF647 (YTS156.7.7; all 1:100; all BioLegend) and anti-ST2-PE (RMST2-2; 1:100; eBiosci-
ence) for 20 min on ice. After fixation and permeabilization with the allophycocyanin (APC) 
BrdU flow kit (BD Pharmingen, Heidelberg, Germany) cells were again stained using anti-
FOXP3-eF450 (FJK-16; 1:100; ThermoFisher), anti-IFN-gamma-PE (XMG1.2; 1:100; eBiosci-
ence) or anti–BrdU-Alexa Fluor 647 (PRB-1; 1:50; Abcam). For detection of BrdU, mice were 
injected with 200 µl BrdU 3 h prior to the experiment. After Fc-blocking, staining of surface 




Aldrich, Deisenhofen, Germany). For IFNg detection, SVCs were cultured in RPMI 1640 me-
dium (Sigma-Aldrich) supplemented with 10% fetal calf serum and 0.6% PSA (penicillin, strep-
tomycin und amphotericin B) at 5% CO2/21% O2 and 37˚C. Later, leucocyte activation cocktail 
with BD GolgiPlugTM (BD Pharmingen) was applied according to the manufacturer’s protocol 
and the cells were incubated overnight for 12 h. The following day, Fc-blocking, staining and 
fixation were performed as described above. 7-aminoactinomycin D (7-AAD; BD Pharmingen) 
was used for DNA staining. Appropriate isotype controls were duly performed for all experi-
ments. Analysis was performed using an LSR II (BD Pharmingen) equipped with FACSDiva 
software 8.0. Quantification of flow cytometry data was implemented using FlowJo software 
10.0.5 (Tree Star, Ashland, OR). Gating strategies are described in detail in the supporting 
information (Fig. S3). Guideline for the use of flow cytometry studies were duly followed 
(Cossarizza et al. 2017). 
 
Gene expression analysis 
Analysis of relative gene expression was performed using quantitative real-time PCR (Maxima 
SYBR Green quantitative PCR master mix; Thermo Fisher Scientific) on a Bio-Rad CFX96 
Manager system (Bio-Rad, Munich, Germany). RNA was extracted (TRI Reagent solution; 
Thermo Fisher Scientific), followed by synthesis of cDNA using oligo (dT) primers and a Pro-
toScript first-strand cDNA synthesis kit (New England Biolabs, Frankfurt am Main, Germany). 
Gene-specific primers (presented in Supplemental Table I) were designed with the Primer 3 
software. Gene of interest mRNA levels were measured in duplicate and normalised to TATA-
binding protein (TBP). The acquired data were analysed with the ΔΔCt method by Pfaffl 
(Bustin 2004). 
 
Enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) 
Plasma concentrations of insulin were measured using immunosorbent enzyme-linked assay 
according to the manufacturer’s guideline (Mouse Insulin ELISA, ALPCO, Salem, USA). 
 
Western blot analysis 
Western blot was performed as described by others (Zibolka et al. 2020). Total protein from 
pancreas samples were extracted using RIPA lysis and extraction buffer (Thermo Fisher Sci-
entific) supplemented with protease and phosphatase inhibitor cocktail (Roche, Basel, Swit-
zerland). Equal amounts of protein (30 µg) were loaded to SDS-PAGE and transferred to ni-




or 5% dry milk in TBS/T, blots were incubated with primary antibodies against insulin (1:1000, 
STJ24210; St John‘s Laboratory, London, United Kingdom), glucagon (1:500, PA5-13442; 
Thermo Fisher Scientific), somatostatin (1:2000, STJ95730; St John’s Laboratory), GLUT2 
(1:4000, 07-1402, Merck Millipore, Burlington, USA)  and GAPDH (1:1000, 3686, Cell Signal-
ing Technology, Boston, USA). Followed by an incubation with horseradish peroxidase-con-
jugated secondary antibody, immunoreactions were detected by visualizing the peroxidase 
activity with an ECL Kit (Pierce™ ECL Western Blotting Substrate, Thermo Fisher Scientific). 
For reloading the membrane with primary antibody, blots were stripped with western blot strip-
ping buffer (Thermo Fisher Scientific) according to the manufacturer’s instruction. 
 
Statistical analysis 
Data are presented as means ± SEM and as column bar graphs or as pie charts of at least 
three animals evaluated by the Student’s t-test, or the Mann-Whitney U test as calculated by 
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Figure 1: Immuno-profiling of adipose tissue lymphocytes (ATLs) 
A, Flow cytometric analysis of CD4 and CD8 expression on ATLs in lean (n=4-6) and obese (n=4-7) mice on a 
C57BL6 background at 4, 12 and 24 weeks. CD4-positive, CD8-positive, double-positive (DP) and double-negative 
(DN) subsets are depicted as proportion of CD3+CD45+ cells. Data come from 8 experiments with 2-6 mice per 
experiment. B and C, VAT of TDTO reporter mice was stained for CD3 (B; n=3) and CD4 (C; n=3) and DAPI. TDTO 
is expressed in macrophages and fluoresces red. In representative images of CLS, CD3 and CD4 fluorescence is 
shown in grey. Data is representative of 2 experiments with 3 mice per experiment. D-H, Flow cytometric immuno-
profiling for expression of IFNg, ST2 and FOXP3 among CD4-positive ATLs of mice fed either a NCD (white; n=5-
10, cumulative data from >5 independent experiments) or a HFD (black; n=5-10; cumulative data from >5 inde-
pendent experiments) for 4, 12 or 24 weeks. Data are presented as column bar graphs and as means ± SEM and 
were tested for statistical significance by Mann-Whitney U-test. * p < 0.05. ** p < 0.01. *** p < 0.001. Scale bar 





Figure 2: Flow cytometric analysis of T cell depletion in VAT and spleen 
Efficiency of T cell depletion was assessed using flow cytometry. Cells were stained for the lymphocyte markers 
CD45, CD3, CD4 and CD8 prior to analysis. A and B, Representative flow cytometry plots for the relative distribution 
of T cell subsets following depletion of CD4-positive cells or injection of an appropriate isotype control (IgG2b). C 
and D, CD4-specific antibodies efficiently depleted CD4-positive T cells (white) by ~99% (n=4-6 in both groups; 
cumulative data from 3 independent experiments). Depletion of CD4-positive T cells was consistent in VAT and 
spleen. Data are presented as means ± SEM and as column bar graphs and were tested for statistical significance 







Figure 3: Effect of 3-day CD4 cell depletion on AT integrity 
A and B, Representative images of immunofluorescence staining for the macrophage marker Mac2 (red), the fat 
cell marker Perilipin A (green) and DAPI (blue). White arrows show CLS. This immunofluorescence staining was 
used to quantify fat cell expansion (E) and density of CLS (F) (IgG2b cohort: n=8, anti-CD4 cohort: n=10; cumulative 
data from 5 independent experiments). H-J, Flow cytometry was used to assess ATM density (H) ATM activation 
(I) and proliferation (J) (IgG2b cohort: n=4 and anti-CD4 cohort: n=6 in all experiments; each panel represents 
cumulative data from 3 independent experiments). For flow cytometric analysis of proliferation, AT stromal vascular 
fraction cells (SVC) were stained for BrdU. C, D and G, For morphological analysis of ATM proliferation, AT was 
stained for the macrophage marker Mac2 (red), the proliferation marker PCNA (green; white arrows in C and D) 
and DAPI (blue) (IgG2b cohort: n=8, anti-CD4 cohort: n=10; panel G represents cumulative data from 5 independ-
ent experiments, representative images are shown in panel C and D). K, Whole AT gene expression analysis of 
Ki67 and various ATM proliferation- and ATM activation-associated cytokines was performed in IgG2b (n=3-4) and 
anti-CD4 (n=5-6) treated mice using quantitative real-time PCR (cumulative data from 3 experiments). Gene of 
interest mRNA levels were measured in duplicate and normalised to TBP. L and M, Representative flow cytometry 
plots for M1/M2 and BrdU staining after treatment with IgG2b or CD4 antibody respectively (data analysis is shown 
in I and J). Data are presented as means ± SEM and as column bar graphs and were tested for statistical signifi-






Figure 4: Effect of 14-day CD4 cell depletion on AT integrity 
A and B, Triple immunofluorescence staining of VAT for the macrophage marker Mac2 (red), the fat cell marker 
Perilipin A (green) and DAPI (blue) (representative images, data analysis shown in E and F). White arrows show 
CLS. E and F, Quantification of Perilipin/Mac2 staining as measured by adipocyte diameter (E; n=6 per group; 
cumulative data from 3 independent experiments) and number of CLS per 100 adipocytes (F; n=6 per group; cu-
mulative data from 3 independent experiments). C and D, Triple immunofluorescence staining of VAT for the mac-
rophage marker Mac2 (red), the proliferation marker PCNA (green; white arrows in C and D) and DAPI (blue) 
(representative images, data analysis shown in G). G, Analysis of PCNA staining for ATM proliferation (n=6; cu-
mulative data from 3 independent experiments). H-J, Flow cytometric quantification of ATM density (H; both groups 
n=8), activation (I; both groups n=8) and proliferation (J; both groups n=10) (each panel represents cumulative data 
from 5 independent experiments). K-N, Data from whole AT gene expression analysis using quantitative real-time 
PCR (both groups n=6, cumulative data from 3 independent experiments). Gene of interest mRNA levels were 
measured in duplicate and normalised to TBP. Data are presented as means ± SEM and as column bar graphs 






Figure 5: Impact of 14-day CD4 cell depletion on glucose homeostasis  
A, Glucose tolerance testing (GTT) on mice treated with CD4-depleting or IgG2b control antibodies for 14 days 
after 24 weeks of HFD-feeding (n=10 per group; cumulative data from 5 independent experiments). B, Area-under-
the-curve (AUC) analysis of GTT. C, Insulin tolerance testing (ITT) on mice treated with CD4-depleting or IgG2b 
control antibodies for 14 days after 24 weeks of HFD-feeding (n=10 per group; cumulative data from 5 independent 
experiments). D, Area-under-the-curve analysis of ITT. Data are presented as means ± SEM and were tested for 






Figure 6: Impact of 14-day CD4 depletion on pancreatic tissue integrity and secretory function 
A, Hematoxylin and eosin staining of pancreatic tissue (representative images of islets, data analysis shown in B 
and C). B and C, Morphometric analysis of pancreatic tissue as measured by number of islets per mm2 pancreatic 
tissue (B; n=6 per group; cumulative data from 3 independent experiments) and islet diameter (C; n=6 per group; 
cumulative data from 3 independent experiments). D, Frequency distribution analysis of islet size (shown as histo-
gram with 20 µm bin width (n=6 per group; cumulative data from 3 independent experiments). E, Fasting plasma 
insulin in mice treated with either CD4-depleting or control antibody was measured using enzyme-linked immuno-
sorbent assay (n=8 per group; cumulative data from 4 independent experiments). F, Representative Western blots 
of insulin, somatostatin, glucagon, GLUT2 and GAPDH following depletion of CD4-positive cells or injection of an 
appropriate isotype control. Uncropped Western blots can be found in Suppl. Fig. 4. G-I, The abundance of insulin 
(G; both groups n=8), glucagon (H; both groups n=8) and somatostatin (I; both groups n=8) is normalised to both 
GAPDH to account for whole pancreatic cell mass and GLUT2 to account for islet cell mass (panel G, H and I 
represent cumulative data from 4 independent experiments with 4 mice per experiment). Data are presented as 
means ± SEM and as column bar graphs and were tested for statistical significance by unpaired t-testing, * p < 






Supporting Information Figure 1: Flow cytometric validation of CD3 depletion 
Flow cytometry was used to calculate the efficiency of CD3 depletion in VAT and spleen. Cells were stained for the 
lymphocyte markers CD45 and CD3 prior to analysis. A and B, Representative flow cytometry plots showing the 
population of CD3-positive T cells following injection of a CD3-depleting antibody or an appropriate isotype control. 
C and D, CD3-specific antibodies depleted CD3-positive T cells by ~66% in both VAT and splenic tissue (n=4-5 in 
both group; 3 independent experiments each). Data are presented as means ± SEM and as column bar graphs 





Supporting Information Figure 2: Effect of 3-day CD3 depletion on AT inflammation  
A and B, Representative images of triple immunofluorescence staining for the macrophage marker Mac2 (red), the 
fat cell marker Perilipin A (green) and DAPI (blue). Staining was used for morphometric analysis of VAT following 
injection of CD3-depleting antibody or an isotype control antibody (data shown in E and F). White arrows show 
CLS. C and D, Representative images of triple immunofluorescence staining for the macrophage marker Mac2 
(red), the proliferation marker PCNA (green; white arrows in C and D) and DAPI (blue). Staining was used for 
quantification of ATM proliferation and activation. E and F, Morphometric analysis of AT as measured by adipocyte 
diameter (E; n=8 per group; 5 independent experiments) and number of CLS per 100 adipocytes (F; n=8 per group; 
5 independent experiments). G, Analysis of PCNA staining for ATM proliferation (IgG2b cohort: n=4, anti-CD3 
cohort: n=5; 3 independent experiments). H-J, Flow cytometric quantification of ATM density (H; IgG2b cohort: n=4, 
anti-CD3 cohort: n=5), activation (I; IgG2b cohort: n=4, anti-CD3 cohort: n=5) and proliferation (J; IgG2b cohort: 
n=4, anti-CD3 cohort: n=5) (3 independent experiments each). K-M, Data from whole AT gene expression analysis 
using quantitative real-time PCR (IgG2b cohort: n=3-4, anti-CD3 cohort: n=4-5 for each gene of interest; 3 inde-
pendent experiments each). Gene of interest mRNA levels were measured in duplicate and normalised to TBP. N, 
Weight loss following either CD3 or CD4 cell depletion or injection of an appropriate isotype control (IgG2b cohort: 
n=8, anti-CD3 cohort: n=9, anti-CD4 cohort: n=10; 5 independent experiments). Data are presented as means ± 
SEM and as column bar graphs and were tested for statistical significance by Mann-Whitney U-test. Scale bar 















Supporting Information Figure 3: Gating strategy 
A-E, Gating strategies are provided for BrdU incorporation of ATMs (A), M1/M2 differentiation (B), distribution of 






Supporting Information Figure 4: Western blot 
A-E, Uncropped Western blots are provided for Insulin (A), Glucagon (B), Somatostatin (C), GLUT 2 (D) and 
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Adipositas ist im humanen wie im murinen Fettgewebe mit einer chronischen Entzündungsre-
aktion vergesellschaftet. Diese Entzündungsreaktion ist charakterisiert durch einen Anstieg 
von Immunzellen, insbesondere der Makrophagen. Die Akkumulation von Makrophagen im 
Fettgewebe wird einerseits durch Rekrutierung monozytärer Vorläuferzellen aus dem Blut und 
andererseits durch lokale Proliferation geweberesidenter Makrophagen gewährleistet. Diese 
Proliferation scheint von TH2-assoziierten Zytokinen beeinflusst zu werden, weshalb wir die 
Hypothese aufstellten, dass das adaptive Immunsystem, insbesondere die CD4-positiven T-
Lymphozyten, einen Einfluss auf die Makrophagenproliferation im Fettgewebe haben.  
T-Lymphozyten spielen eine wichtige Rolle in der adipositasinduzierten Fettgewebeinflamma-
tion und ihr Einfluss auf Parameter der Fettgewebeinflammation und des Glukosestoffwech-
sels wurde in vielen Studien diskutiert. Art und Ausmaß dieses Einflusses sind jedoch nicht 
abschließend geklärt. Eine wegweisende Studie konnte demonstrieren, dass die CD8-positi-
ven T-Zellen sowohl die Makrophagenaktivierung, als auch die Glukosehomöostase beein-
flussen. Ein ähnlicher Effekt wurde auch für CD4-positive Lymphozyten postuliert. Diese 




Um die Rolle der CD4-positiven Lymphozyten im Fettgewebe adipöser Mäuse besser zu ver-
stehen, haben wir daher Mäusen nach 20 Wochen Fettdiät an drei aufeinanderfolgenden Ta-
gen zelldepletierende Antikörper gegen das CD4-Antigen oder aber eine geeignete Immun-
globulinkontrolle appliziert. Die Depletion der CD4-Zellen zeigte durchflusszytometrisch eine 
Effizienz von über 99% und keine adversen Effekte, wie beispielsweise Gewichtsverlust. Wir 
konzipierten außerdem ein ähnliches Depletionsmodell für CD3-positive Lymphozyten, muss-
ten allerdings feststellen, dass bei einigen Tieren unter CD3-Depletion Peritonitis-ähnliche 
Reaktionen auftraten, die mit erheblichem Gewichtsverlust einhergingen. Um eine Verzerrung 
unserer Daten durch den Gewichtsverlust und die Reaktion der Tiere auf den CD3-Antikörper 
zu vermeiden, haben wir uns bei den weiterführenden Versuchen auf die Analyse der CD4-
depletierten Tiere beschränkt.  
Zunächst haben wir eruiert, ob sich die CD4-Depletion im Phänotyp des Fettgewebes nieder-
schlägt. Das Auftreten von sogenannten crown-like structures (CLS) ist dabei ein geeignetes 
Maß für den Fortschritt der Fettgewebeinflammation. CLS sind Formationen von Makropha-
gen um sterbende Fettzellen, die unter hochkalorischer Diät vermehrt auftreten. Wir haben 
daher in einem ersten Schritt Proben vom epididymalen Fettgewebe mit spezifischen Antikör-
pern gegen den Makrophagenmarker Mac2 und den Adipozytenmarker Perilipin gefärbt. Es 
konnten unter CD4-Depletion keine signifikanten Veränderungen in der Dichte der CLS im 
Fettgewebe festgestellt werden. Die durchflusszytometrische und immunhistochemische Ana-
lyse der Proliferation mittels Untersuchung der Einlagerung von BrdU und Färbung des Prolife-
rationsmarkers proliferating cell nuclear antigen (PCNA) zeigte keinen Einfluss der CD4-
Depletion auf die Selbsterneuerung der Fettgewebemakrophagen. Diese Ergebnisse brach-
ten uns zu der Annahme, dass ein kurzes Depletionsprotokoll und damit wahrscheinlich primär 
die unmittelbare Zell-Zell-Interaktion zwischen CD4-positiven T-Zellen und Makrophagen of-
fensichtlich keinen erheblichen Einfluss auf die Makrophagenproliferation hat. Allerdings 
konnten wir in der Genexpressionsanalyse von Fettgewebeproben der CD4-depletierten Tiere 
und entsprechender Kontrollen einen Trend zur Herunterregulierung proliferationsassoziierter 
mRNA unter CD4-Depletion beobachten. In einem nächsten Schritt wollten wir daher prüfen, 
ob eine längere Depletionsdauer durch Veränderungen des Mikromilieus in der Tat die Prolife-
ration und Aktivierung von Fettgewebemakrophagen beeinflusst.  
Wir depletierten daher Mäuse nach 20 Wochen Fettdiät über zwei Wochen an jeweils drei 
Tagen pro Woche mit zelldepletierenden Antikörpern gegen das CD4-Antigen. Allerdings 
zeigte sich auch in diesem längeren Depletionsprotokoll, trotz der fast absoluten systemischen 
Depletion von CD4-Zellen, keine Veränderung der Fettgewebeinflammation. Wir stellten aller-
dings fest, dass die Depletion zu einer signifikanten Verbesserung der Glukosetoleranz führte, 




der Frage, ob die CD4-Depletion einen Effekt auf das Pankreas habe und in der Tat fanden 
wir bei unseren weiteren Untersuchungen eine Beeinträchtigung der Glukagon- und Soma-
tostatinachse. Interessanterweise schien die Insulinproduktion jedoch unbeeinträchtigt zu 
sein.   
Im Anschluss an die Lymphozytendepletion wurde außerdem eine Zeitreihe erstellt, mit der 
das Fettgewebe von Mäusen nach 4, 12 und 24 Wochen Fettdiät auf distinkte, phänotypische 
Veränderungen innerhalb der T-Zell-Populationen untersucht wurde. Dabei zeigte sich, dass 
die Zunahme der CD4-Zellen altersabhängig, aber nicht diätabhängig zu sein scheint. Die 
Population der antiinflammatorischen regulatorischen T-Zellen, charakterisiert durch die Mar-
ker ST2 und FoxP3, zeigte eine Abnahme unter hochkalorischer Diät im Vergleich zur Kon-
trolle. Interessanterweise nahmen in unserer Studie auch die proinflammatorischen IFNg-pro-
duzierenden CD4-Zellen unter hochkalorischer Diät zunächst ab, stiegen im Verlauf der Diät 
jedoch wieder auf das Level der Tiere unter Normaldiät an. Der Einfluss einer hochkalorischen 
Diät auf die Population der CD4-positiven T-Zellen scheint also weniger ihre Quantität als 
vielmehr ihre Qualität zu betreffen.  
In Zusammenschau konnten wir mit unserer Studie diätabhängige, phänotypische Verände-
rungen in CD4-positiven T-Zellen demonstrieren und einen Einfluss CD4-positiver Zellen auf 
die Fettgewebeinflammation, insbesondere die Aktivierung und Proliferation der Fettgewebe-
makrophagen, ausschließen. Ungeachtet dessen, zeigte sich eine signifikante Verbesserung 
der Glukosetoleranz nach Depletion CD4-positiver T-Zellen. Diese Beeinflussung der Gluko-
sehomöostase könnte mutmaßlich in einer Dysregulation der endokrinen Funktion des Pan-
kreas oder aber in Veränderungen des Mikromilieus insulinabhängiger Zielorgane begründet 
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